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                                        I.         INTRODUCCIÓN 
 
Frente a una demanda energética mundial que crece exponencialmente, el 
agotamiento de las reservas petrolíferas y los graves problemas de los 
contaminantes, derivados fundamentalmente de la industria y que potencian el 
efecto invernadero, surge el cambio de paradigma hacia las energías limpias o 
renovables. En este sentido, los biocombustibles, es decir aquellos derivados de la 
biomasa, constituyen una alternativa viable, destacando el aceite obtenido de las 
semillas de Jatropha curcas L. “piñón blanco”. 
 
El piñón blanco tiene semillas con alto contenido de aceite (30 - 40 % en 
peso) y su cultivo constituye una alternativa para las poblaciones marginadas que 
aún no han tenido oportunidad de mejorar sus condiciones de vida; no obstante, 
existe escaso desarrollo tecnológico agroindustrial que incluye el manejo del 
cultivo, cosecha y post-cosecha, así como los procesos industriales. El piñón 
presenta la ventaja de poder adaptarse en suelos no competentes para cultivos 
alimentarios, debido a su resistencia a bajas precipitaciones y condiciones de 
escasa fertilidad. Se caracteriza por ser un cultivo apto para suelos marginales, 





especie para la recuperación de suelos; sin embargo, bajo estas condiciones  los  
rendimientos  son  mínimos  y  muy alejados del rango 8-12 tha-1 de semillas por 
año (FAO, 2010).  
 
La propagación del piñón blanco es mediante semillas o por estacas. Por lo  
general,   la   semilla   fresca   alcanza  80  %  de  germinación  y  ésta  se inicia 
10 - 30 días después de la siembra. Como tratamiento pre-germinativos se utilizan 
la remoción parcial de la testa, el remojo en agua corriente durante 24 horas o 
tiempos alternos de remojo y secado; no obstante, la emergencia de las plantas 
demora 7 - 30 días y la supervivencia  varía  entre 26,6 y 85,0 % (Machado, 2011). 
 
Un aspecto relacionado con la supervivencia es el desarrollo de la raíz. 
Cuando la plántula es llevada a suelo no fértil y carece de una buena raíz, es 
decir, no está condicionada física o biológicamente, morirá. En este contexto, para 
mejorar el crecimiento de las raíces se pueden aplicar biofertilizantes constituidos 
por rizobacterias promotoras del crecimiento de las plantas, Plant Growth 
Promoting Rhizobacteria, PGPR (Kloepper, 2003; Franco, 2008; Salaheddin et al., 
2010). 
 
 Las PGPR, entre las que destacan especies de Bacillus, Pseudomonas y 
Streptomyces constituyen una alternativa para acelerar el proceso de germinación 
e incrementar el porcentaje de supervivencia de las plántulas de piñón blanco, 
porque influencian positivamente el crecimiento vegetativo a través de 
mecanismos directos e indirectos. Entre los primeros se incluyen la síntesis de 
reguladores de crecimiento (auxinas, giberelinas, citoquininas), solubilización de 
fosfatos minerales, fijación de nitrógeno atmosférico y estimulación del sistema de 
absorción de iones como los nitratos. Entre los mecanismos indirectos o de 
biocontrol, se mencionan la competencia por un nicho ecológico o por nutrientes, 
la interacción directa con el patógeno por parasitismo y lisis enzimática, la 
antibiosis, producción de sideróforos y la inducción de resistencia sistémica en las 





En el laboratorio de Microbiología y Parasitología, sección Biotecnología 
Microbiana se han realizado estudios para aislar bacterias de los géneros Bacillus, 
Pseudomonas y Streptomyces de rizósfera de piñón blanco, en el distrito de 
Motupe y se ha demostrado en laboratorio que tienen potencial como rizobacterias 
promotoras del crecimiento de las plantas; sin embargo, no se ha investigado el 
efecto de estas bacterias nativas en la emergencia y supervivencia del piñón 
blanco en condiciones de invernadero. 
 
En Lambayeque, los cultivos de piñón serán favorecidos con la aplicación de 
un biofertilizante constituido por bacterias nativas de los géneros Bacillus, 
Pseudomonas y Streptomyces, mejorando la emergencia y supervivencia de las 
plántulas y posteriormente incrementando el rendimiento bajo una agricultura 
sostenible y amistosa con el ambiente. Por lo expuesto, se planteó la siguiente 
investigación, cuyos objetivos fueron verificar en 30 cultivos de rizobacterias 
nativas la producción de ácido indolacético, fijación de nitrógeno y solubilización 
de fósforo, así como también, determinar el efecto de las rizobacterias nativas en 































                   II.        ANTECEDENTES BIBLIOGRÁFICOS 
 
2.1   Bacillus spp. como PGPR 
Se investigó el efecto de bacterias rizosféricas sobre la germinación y 
crecimiento   de    la    especie    forestal    Anacardium   excelsum,   
Pseudomonas fluorescens, P. putida y Bacillus licheniformis se cultivaron en 
extracto de suelo, hasta obtener una concentración de 106 células mL-1 y se 
aplicaron sobre las semillas de A. excelsum depositadas sobre bandejas con suelo 
previamente solarizado. Las bacterias incrementaron el porcentaje de germinación 
alcanzando  70  %  con  B.  licheniformis, 66 % con P. fluorescens  y  58 %  con  
P. putida. A su vez, después de 27 días, las plantas con P. fluorescens 
presentaron    seis   hojas,   con   Pseudomonas   putida   cinco   hojas   y   con   
B. licheniformis cuatro hojas, frente al control con tres hojas. Transcurridos 53 días 
el mayor número de hojas se observó con P. fluorescens (ocho hojas), seguido de 
B. licheniformis y P. putida con siete hojas en comparación con el control  (seis 
hojas). Las tres bacterias incrementaron la longitud del tallo de las plántulas con 
diferencias significativas frente al control, pero no tuvieron efecto marcado en las 
raíces, lo que indicó que el efecto fue nutricional más que hormonal, puesto que 





fosfato y fijadoras de nitrógeno, elementos que nutren a los cultivos (Barreto et al., 
2007). 
En condiciones de laboratorio  se determinó la actividad promotora del 
crecimiento de plantas por Bacillus polimyxa aislada de la rizósfera de                                                                              
Cucumis melo L. “melón”, observándose actividad proteolítica, amilolítica y 
celulolítica, así como también fijación de nitrógeno y efecto antagónico a los 
fitopatógenos Fusarium culmorum y F. oxysporum. Después, las bacterias fueron 
inoculadas en semillas de maíz, inmediatamente antes de la siembra en macetas 
conteniendo  suelo  arenoso  con  baja  fertilidad   y suelo arcilloso. Transcurridas 
4 semanas después de la germinación, se pesó la biomasa seca de tallos y raíces, 
obteniendo 127 g en suelo arenoso y 115 g con suelo arcilloso, frente a 100 g en 
los testigos de ambos tipos de suelos. También se incrementó el contenido de 
nitrógeno, fósforo y potasio de tallos y raíces de las plantas inoculadas, con 
mayores valores en las provenientes de suelos arenosos. Se concluyó que las 
PGPR muestran una mayor eficiencia en suelos deficientes en nutrientes 
(Egamberdiyerva, 2007).  
En la rizósfera de Glycine max L. “soya” se obtuvieron 118 aislados de 
Bacillus,  entre  los  que  76,3  %  sintetizó  ácido  indolacético. Estas bacterias 
(109 cel mL-1) se inocularon en semillas pre-germinadas y después de 7 días se 
seleccionaron doce aislados de Bacillus, porque incrementaron significativamente 
la longitud de raíces y tallo o el número de raíces laterales de las plántulas. Todos 
los aislados produjeron sideróforos; el 91,7 % solubilizó fosfatos; el 25 % inhibió el 
crecimiento de F. oxysporum; el 9 % inhibió a R. solani y 8,3 % inhibió a 
Sclerotium rolfsii. El  análisis  del  RNA  16S identificó a las bacterias como 
Bacillus  spp.,  separándolas  en  cuatro  grupos  relacionadas  con  B.  pumilus,  
B. subtilis y otras especies no precisadas, concluyéndose que tienen potencial                                                                                                                                          
para constituir biofertilizantes para el cultivo de soya (Wahyudi et al., 2011).  
 





Con el objetivo de determinar el potencial  biológico de Bacillus spp. aisladas 
de Jatropha curcas L. “piñón blanco”, como alternativa a los fertilizantes químicos, 
se aislaron Bacillus spp. en muestras de suelo rizosférico. Se realizaron diluciones 
hasta  10-2  en  solución  salina  esterilizada  y  tratamiento  térmico  a 80 °C por 
10 minutos. A continuación, se tomaron alícuotas y se sembraron en agar nutritivo, 
obteniéndose 320 aislados, a los que se les determinó actividad proteolítica y 
quitinolítica y se cuantificó hasta 24,50 ppm de AIA; 25,56 ppm de nitrógeno fijado 
como amonio y 16,77 ppm de fósforo solubilizado. Bacillus sp. EH31 incrementó la 
emergencia de piñón blanco, alcanzando 100 %, en comparación con 66,6 % del 
testigo agua destilada, concluyéndose que es una bacteria promotora del 
crecimiento de plantas (Aguilar & Coral, 2013).   
Los biofertilizantes constituyen una alternativa para disminuir los insumos 
químicos, que incrementan los costos de producción y contaminan el ambiente. En 
este contexto, se aislaron bacterias del género Bacillus de la rizósfera de malezas 
asociadas a cultivos de Zea mays L. “maíz”. Para el aislamiento las muestras se 
sometieron a tratamiento  térmico y se sembraron en agar nutritivo, obteniéndose 
285  cultivos  puros,  que  fueron  agrupados en 16 morfotipos.  Se  identificaron  
B.  circulans  (20 %),  B.  firmus  (19 %), B. cereus  (18 %),  B.  sphaericus  (6 %), 
B. subtilis (4 %), B. licheniformis (2 %), B. lentus y B. brevis (1 %) 
respectivamente. Después, se cuantificó hasta 34,7 ppm de ácido indolacético; 
24,6 ppm de nitrógeno fijado y 3,4 ppm de fósforo solubilizado,  se detectó 
actividad proteolítica, quitinolítica y antagónica a Fusarium  verticillioides, así como 
también se observó incremento de la emergencia de maíz en condiciones de 
invernadero (Perleche & Rentería, 2013). 
 
2.2   Pseudomonas spp. como PGPR 
En condiciones de laboratorio se determinó el efecto de 30 cultivos 
bacterianos  en  la  germinación  y  crecimiento  de  Lactuca sativa L. “lechuga”  
cv. Longifolia. En la germinación  se encontraron diferencias altamente 
significativas entre los tratamientos, alcanzando el mayor valor de 36,5 % con 





germinación. En cuanto al crecimiento  de las plantas fue promovido por todas las 
cepas de Hafnia alvei, Azospirillum brasilense, A. lipoferum, Azospirillum sp., 
Beijerinckia  indica,  Enterobacter  agglomerans,  E. cloacae,  K.  pneunmoniae,  
P.  aeruginosa,  P.  cepacia  y  P. fluorescens.  A su vez,  P. aeruginosa  5PS  y  
A. brasilense T2P10 mostraron  efectos promotores del crecimiento, tanto en la 
germinación como en el desarrollo  vegetativo de lechuga (Díaz et al., 2001). 
Las especies forestales  también pueden ser beneficiadas por las PGPR, por 
lo que realizaron investigaciones  en Anacardium excelsum, una especie arbórea 
de bosques secos  del centro y sur de América, presente en una reserva forestal 
de la sierra de Colombia. Se obtuvieron  ocho morfotipos rizosféricos, identificando                   
P. fluorescens, P. putida y B. licheniformis. Estas bacterias se cultivaron en caldo 
extracto de suelo hasta alcanzar 106 cel mL-1 y se aplicaron en las semillas antes 
de  la  siembra,  observándose  que  la  germinación  se  inició  a  los  5  días  con 
B. licheniformis, a los 6 días con P. putida, a los 8 días con P. fluorescens,  a  los  
9 días en el testigo medio de cultivo y a los 12 días en el testigo agua. A su vez, 
después de 27 días, las plantas presentaron seis hojas con P. fluorescens, cinco 
hojas con P. putida, cuatro hojas con B. licheniformis y tres hojas en los testigos. A 
los 53 y 70 días, el tratamiento  con P. fluorescens se mantuvo en primer lugar, 
con ocho  y diez  hojas frente al control con seis y siete hojas respectivamente, 
demostrándose el efecto positivo de esta bacteria en el desarrollo de A. excelsum 
(Barreto et al., 2007). 
Con el objetivo de desarrollar una tecnología basada en fertilizantes 
biológicos que pueda ser utilizada para reducir los costos asociados a la 
fertilización en maíz de temporal, se aislaron 186 bacterias de los géneros Bacillus 
y Pseudomonas, seleccionándose 15 por estimular el crecimiento de las raíces de 
maíz in vitro. Estas bacterias (1 ml) se inocularon a la siembra de semillas de maíz 
criollo en suelo esterilizado y después de 15 días se seleccionaron las cinco cepas 
bacterianas que alcanzaron  los mayores valores en la longitud del vástago, raíz, 
peso fresco y seco  de vástago y raíz. A continuación, con las bacterias  se obtuvo 





líquida que fue aplicada en conjunto con el fertilizante correspondiente a las 
plántulas de 6 cm de altura. La dosis del fertilizante químico fue 100 y 50 % del 
nitrogenado (120:40:00 y 60:40:00) y 100 % del fosfatado, determinando que con 
la interacción Pseudomonas en sustrato sólido más 50 % de fertilización se 
alcanzó un mayor desarrollo de las raíces y vástago. En maíz se redujo en 50 % la 
dosis de fertilizante químico, alcanzando un  rendimiento  que no se diferenció 
significativamente del obtenido con 100 % de fertilizante. A su vez, en chile var. 
Rebelde se incrementó entre 9 y 11 % la producción y en jitomate la producción y 
el número de frutos de exportación se incrementaron en 5 Kg m2 y 12 %  
respectivamente (Aguado y Moreno, 2008).  
La obtención y caracterización  de bacterias nativas potencialmente eficientes 
en la promoción del crecimiento vegetal y el control biológico de patógeno, 
constituye un paso esencial para el desarrollo de inoculantes microbianos. En este 
sentido, se investigó la actividad promotora  del crecimiento vegetal y el efecto 
antagónico  frente a Pyricularia  grisea de cepas de P. putida aisladas previamente 
de  arroz.  En  laboratorio  se  detectó la producción  de ácido 3- indolacético 
(45,8-56,0 ppm) y sideróforos (7,3-39,4 uM), así como también se observó efecto 
antagónico  con  82-86 %  de  inhibición  del  crecimiento  del  patógeno 
Pyricularia grisea.  Posteriormente,  estas  bacterias  cultivadas  por  24  horas 
(108 cel mL -1) se inocularon en semillas de arroz depositadas en medio  Murashife 
y Skoog (MS) y después  de 12 días  se determinó incremento  en la altura,  
biomasa aérea  y radicular, así  como en la longitud de la raíz, alcanzando  valores 
de hasta  5 cm; 0,03 g y 7 cm respectivamente en las plántulas, en comparación 
con 3,5 cm; 0,023 g; 0,0025 g y 4,8 cm, en los testigos  (Rives et al., 2009) 
Se investigó el efecto de 15 rizobacterias aisladas de maíz y caracterizadas 
previamente como PGPR en laboratorio. Las bacterias de los genéros 
Azospirillum,  Bacillus, Pseudomonas y Streptomyces,  en  la  concentración de 
108 ufc mL-1 fueron  aplicadas en semillas de maíz y para determinar su efecto se 
midió la altura y se contaron las hojas cada 8 días después de la siembra. A la 





la biomasa aérea  y radicular. Con base a los resultados, se obtuvo un  
dendograma que evidenció tres grupos con 76,3 % de similitud en el efecto sobre 
la altura : G1 con A. lipoferum, P. fluorescens y  P. putida; G2 con P. aeruginosa, 
B. coagulans, B. thuringiensis, B. pumilus, B. polymixa, B . licheniformis, B. lentus 
y B. circulans; G3 con S. hygroscopicus, S. fasciculatus y S. rimosus incluyendo 
también al control no inoculado. En cuanto a la biomasa fresca de la parte aérea 
P. fluorescens, P. putida y A. lipoferum alcanzaron los mayores valores, 
correspondientes a 562,5; 345 y 325 g, respectivamente, superando 
significativamente al control con 352,5 g. Respecto a la biomasa fresca de las 
raíces,  los  mayores  valores se alcanzaron con P. putida (86 g), B. fimosus 
(83,25 g) y B. lentus (82,5), con diferencias significativas frente al control con 
60,25 g (Adjanohoun et al., 2011). 
Para que la aplicación de las PGPR en campo sea exitosa es necesario 
conocer ciertos parámetros, por lo que en condiciones  de invernadero se 
determinó  el  efecto de la concentración de un inóculo mixto de P. fluorescens y 
P. putida en el crecimiento radicular de plántulas de piñón blanco. Las bacterias se 
multiplicaron  independiente en caldo  nutritivo, con agitación  constante (75 ppm) 
durante 48 horas y luego se obtuvo en cultivo mixto en una proporción  1:1, cuya  
concentración fue estandarizada con agua destilada a 104 (T1) y 108 cel mL-1 (T2). 
Las semillas fueron germinadas por 3 días en papel filtro con agua destilada. A 
continuación, éstas  y los esquejes de 20 cm de longitud se sumergieron en las 
suspensiones bacterianas previamente estandarizadas (T1, T2, y T3 control), y 
luego  se  sembraron  en  el  sustrato  de  arena  y compost  (1:1).  Después   de  
4 semanas, no se observaron diferencias en las raíces de las plántulas 
provenientes  de  semillas  tratadas  con las dos concentraciones de 
Pseudomonas  spp;  sin  embargo,  las  raíces  provenientes  de  esquejes  con 
108 cel mL-1, presentaron  mayor diámetro con mayor número de raíces primarias y 
laterales secundarias, frecuencia de raíces laterales, FLR y longitud específica 






2.3   Streptomyces spp. como PGPR 
La información disponible sobre Streptomyces spp. como promotoras  del 
crecimiento de las plantas es limitada y como la mayoría de rizobacterias, es  
probable que Streptomyces mejore el crecimiento de las plantas por mecanismos 
directos. En este contexto, Doumbou et al. (2002) demostraron la producción del 
ácido  indolacético   por   S.  violaceus,  S.  coelicolor,  S.  griseus,  S.  exfoliatus,  
S. olivaceus, S. viridis, S. rimosus y S. rochei. 
Con el fin de investigar la producción in vitro de AIA y así establecer un 
cepario de posibles PGPR, se aislaron 34 bacterias no filamentosas y seis 
actinomicetos, a partir de muestras de  suelo rizosférico de diferentes cultivos. 
Después, en medio BT más triptona, inoculado con 60 uL de cada microorganismo 
en una concentración de 3 x 10 cel mL-1, se realizaron fermentaciones 
discontinuas a 28 ºC, durante 6 días para las bacterias no filamentosas y 12 días 
para los actinomicetos. La cuantificación de AIA producido se realizó con el 
reactivo  de   Salkowsky,  determinando  que  los mayores valores de 47,76 y 
5,307 ug/mL de AIA se alcanzaron a los 2 días con la bacteria no filamentosa B1 y 
al octavo día con el actinomiceto COL  9 – 151 (Castellanos et al., 2009). 
Se investigó la capacidad promotora del crecimiento de plantas de las 
especies de Azotobacter y actinomicetos del género Streptomyces  aislados de la 
rizósfera  de  plantaciones  de   Solanum   tuberosum  L.  “papa”.  Se  obtuvieron  
45 aislados, de los que 49 % fue antagonista de Fusarium solani y 38 % inhibió 
ambos hongos. A su vez, 48,8 % de actinomicetos sintetizó AIA, 11 %  solubilizó 
fosfato y ningún aislado sintetizó sideróforos. Por su parte, a nivel de invernadero, 
después de 11 semanas se observó que ocho cepas de Streptomyces spp. 
incrementaron el número de tubérculos, cuadruplicando la producción del control 
(Rico, 2009). 
Con el fin de  obtener microorganismos con potencial biofertilizante se 
aislaron e identificaron actinomicetos, bacterias ácido lácticas y bacterias 
fotosintéticas no sulfurosas asociadas al cultivo de Musa acuminata “plátano”. Se 





esporóforos característicos de Streptomyces spp.  En cuanto  a la síntesis de 
enzimas, se detectó actividad celulótica  en el 43 % de los aislados, con halos de 
hasta 14 mm; actividad xilanolítica en el 66,6 %, con halos  de 2 – 19 mm  y 
actividad quitinolítica en el 69,69 %, con halos  de hasta 14 mm. A su vez, el 50 % 
de  los  estreptomicetos  sintetizaron  0,58 - 13 ug mL-1  de  índoles totales; el 
45,45  %,   desarrolló    halos    de   solubilización   de  fosfatos,  con  valores  de  
7 - 25 mm; el 63,63 % fijó nitrógeno, alcanzando  130 - 160 nmol/hora/mL  en la 
prueba de reducción de acetileno y 6,36 %  de los aislados presentó  antagonismo    
frente   a   los   fitopatógenos   Fusarium   oxysporum    y   Ralstonia solanucearum  
(Otero, 2011).   
Streptomyces sp. (AI – 19/09), caracterizado como PGPR por el Centro 
Internacional de la Papa (CIP), fue multiplicado en sustratos con diferente 
contenido de materia orgánica (1,19 - 30,04 %), cultivados con papa var. 
Serranita, alcanzando un máximo de 8 x 107 ufc.g-1. Esta bacterias inoculadas en 
semillas de papa, antes y al momento de la siembra incrementaron el desarrollo 
vegetativo y rendimiento del cultivo y el efecto se hizo más evidente en los 
sustratos con una elevada conductividad eléctrica (9,08 - 9,21 d. Sm-1), donde el 
desarrollo y rendimiento de las plantas control fue mínimo (1,14 – 2,50 g). Con 
estos tratamientos, el incremento `por efecto de Streptomyces sp. fue de hasta 
208 y 341 % en el peso de la biomasa fresca y seca de las plantas y hasta 133, 
3000, 5600 y 1600 % en el número de tubérculos, peso fresco y seco de 
tubérculos e índice de cosecha de papa, respectivamente (Stechmann, 2011). 
 
2.4   Cultivo de Jatropha curcas L. “piñón blanco”  
El piñón blanco es una oleaginosa originaria de México y Centro América, 
que  se  cultiva  en  Sudamérica, América Central, Sur oeste de Asia, India y 
África. Los nombres comunes de Jatropha curcas L. son piñón, nuez purgante, 
piñoncillo tempate, piñón de leche, piñón botija, higo de duende, piñón purgativo, 





La taxonomía del piñón blanco según Cronquist (1981), mencionada por 
Muñóz (2009) es: 
Dominio :  Eukaria 
Reino :  Plantae 
División :  Magnoliophyta 
Clase      :  Magnoliopsida 
Orden    :  Euphorbiales 
Familia :  Euphorbiacea 
Género :  Jatropha 
Especie  :  Jatropha curcas L. 
El piñón blanco es un árbol pequeño o un gran arbusto, caducifolio de hasta 
8 m de altura. Normalmente se forman cinco raíces en los arbolillos: una central y 
cuatro periféricas; el tallo es un cilindro verde y robusto, las hojas son ovadas, 
abiertamente  cordadas en la base, con cinco  nervaduras, simples, alternas, con 
peciolos largos; las flores están ubicadas en  las inflorescencias que se forman en 
las axilas de las hojas, con flores masculinas y femeninas pequeñas, verdoso 
amarillentas y  pubescentes (Pabón & Hernández, 2009; Toral et al., 2009). 
Los frutos del piñón son drupas, que a la madurez tienen 2 cm de diámetro, 
color marrón, con dos a tres semillas, de tamaño, forma y apariencia de una 
almendra, rodeadas por una pulpa y la cáscara del fruto que al secarse se 
convierte  en  un  material  pergaminoso.  Una  hectárea  de  cultivo  de  piñón 
(400 árboles/ha) puede producir  3500 kg de frutos, con un peso promedio por 
fruto de 3,3 g. El descascarado de las semillas puede hacerse de forma manual o 
en una máquina alcanzando 1000 kg/ha (30 % del peso del fruto). Esta cáscara 
tiene un valor calórico de aproximadamente 2651 kcal/kg (15 % de humedad), por 
lo que también puede ser empleada como combustible y puede transformarse por 





El  peso  de  las  semillas  corresponde  74  % a la nuez y 26 % a la 
cascarilla. Las semillas son longevas y debe reducirse su humedad hasta 5-7 % 
antes de su almacenamiento. A temperatura ambiente pueden mantener su poder 
germinativo por lo menos 1 año; sin embargo, con el tiempo se acidifica el pH del 
aceite, lo que afecta después el proceso de transesterificación, en la producción 
de biodiesel. Por su parte,  una vez colocada la semilla en el sustrato adecuado y 
con una buena humedad, la germinación demora 5 días, se abre la cáscara de la 
semilla, sale la radícula y se forman cuatro raíces periféricas pequeñas. La 
germinación es epígea y poco después  que las primeras hojas se han formado, 
los cotiledones se marchitan y caen (Falasca & Ulberich, 2008; Quimbayo, 2010; 
Pérez et al., 2012). 
La propagación del piñón se realiza principalmente de dos maneras, una 
sexual por medio de semillas y una asexual por esquejes o estacas de 1m de 
altura y 5 cm de diámetro, iniciándose el brote de las yemas a los 20 días. La 
germinación de las semillas se produce entre 5 a 30 días, dependiendo del 
tratamiento previo y de las condiciones agro-climáticas, con posterior desarrollo 
del cultivo en invernadero por 3 meses y luego trasplante. Se recomienda sembrar 
a  una  distancia  de 2 - 3 m o 1.5 – 3 m  entre  las  plantas y filas, generando 
1100-3300  plantas por hectárea (Huerga, 2010; Peralta, 2004). 
La planta de piñón blanco comienza a producir de manera rentable desde el 
primer año. Su rendimiento en semillas se incrementa los primeros 5 años y 
después  se   estabiliza,    habiéndose   reportado   valores   que  oscilan  entre  
0,4 a 12 tha-1 año -1. En una plantación adecuada se obtienen 2,0 kg de semillas 
por planta y en suelos relativamente pobres entre 0,75 a 1,0 kg/planta. A su vez, 
en suelos con mediana calidad, se obtendrá en promedio 1,6 t de aceite por 
hectárea de piñón blanco (Toral et al., 2009).  
Las semillas del piñón pueden ser prensadas, obteniéndose el aceite y la 
torta. Por hectáreas se producen 5 t de semillas, de las que 2 t son aceite y 1 t es 
pasta residual rica en proteínas. El aceite tiene 64 % de triacilgliceroles, 12 % de 





encuentran mayoritariamente el oleico (47,66 %), linoleico (28,90 %), palmítico 
(14,24 %) y esteárico (7,84 %). El aceite constituye el 30 % del peso de la semilla 
y presenta un valor calórico de 9335,0 kcal/kg y menos de 4 % de acidez cuando 
está fresco. El valor de índice de yodo (97,5) indica que contiene mayor cantidad 
de ácidos grasos insaturados que el aceite de oliva y de palma; igual cantidad que 
el  aceite de maní y menos que el aceite de maíz (Falasca & Ulberich, 2008; 
Pabón & Hernández, 2009; Toral et al., 2009). 
Para la producción de biodiesel se mencionan tres especies de Jatropha: 
curcas, hieronymi y macrocarpa. El aceite proveniente de sus semillas contiene un 
mayor porcentaje de ácidos grasos insaturados que saturados. A su vez, la 
obtención de biodiesel se basa en la reacción con metanol o etanol: 
transesterificación de las moléculas de triglicéridos para producir ésteres. De esta 
manera, se consigue que las moléculas grandes y ramificadas iniciales, de 
elevada viscosidad y alta proporción de carbono se trasformen en otras de cadena 
lineal, pequeñas, con menor viscosidad y porcentaje de carbono y de 
características físico-químicas y energéticas similares al gasoil. El biodiesel 
obtenido puede utilizarse como único combustible (B100) o en mezclas con el 
gasoil (B2, B5, B10, B20)  sin  efectuar alguna modificación en el motor (Falasca & 




























III.         MATERIALES Y MÉTODOS 
  
3.1   Materiales  
3.1.1  Material biológico 
 El  material  biológico  estuvo  constituido  por  semillas  de  piñón blanco y 
30 cultivos de bacterias provenientes de la rizósfera de piñón blanco,  
caracterizadas in vitro como  rizobacterias promotoras del crecimiento de plantas 
(PGPR) y proporcionadas por la sección de Biotecnología Microbiana del 
laboratorio de Microbiología y Parasitología, de la Facultad de Ciencias Biológicas, 
en la Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo.  
 
3.1.2  Población y muestra 
 La población estuvo constituida por las rizobacterias del piñón blanco 
caracterizadas como promotoras del crecimiento de plantas durante enero - abril 
de  2013.  La  muestra  no  probabilística,  por  conveniencia,   correspondió   a   
30 cultivos de bacterias: Bacillus sp. EH6, EH7, EH11, EH12, EH14, EH22, EH25, 
EH31, EH33 y EH34; Pseudomonas sp. M23-4, M63, M74, M78-1, M78-3, M78-4, 
M82, M91-6, M93-2 y M93-3, así como Streptomyces sp. 13, 40, 104, 142, 156, 





3.2   Métodos  
3.2.1  Variables en estudio 
 Variable independiente 
Rizobacterias nativas de los géneros Bacillus, Pseudomonas y Streptomyces. 
 Variable dependiente 
Porcentajes de emergencia, supervivencia y altura de plantas. 
 
3.2.2  Tipo de estudio y diseño de contrastación de hipótesis 
El trabajo de investigación se realizó en dos fases: en la primera fase 
descriptiva, con el diseño de una sola casilla (Alvitres, 2000) se verificaron las 
características de las 30 bacterias promotoras del crecimiento de las plantas, en lo 
concerniente a la producción de ácido indolacético, nitrógeno fijado y fósforo 
solubilizado. 
En la segunda fase se realizó un estudio experimental bajo un diseño 
completamente aleatorio (DCA), con tres repeticiones por tratamiento (Hernández 
et al., 2003), en el que se investigó el efecto de las PGPR en la emergencia, 
supervivencia y altura de las plantas de piñón blanco. 
 
3.2.3  Obtención de cultivos de trabajo 
Las bacterias fueron cultivadas en caldo nutritivo a 30 ºC, 150 rpm, durante 
24 horas. A continuación, se sembró mediante la técnica de estría en agar 
nutritivo. Después, se seleccionaron cinco colonias características de cada género 
de bacteria y se sembraron en agar nutritivo durante 48 horas, constituyendo los 
cultivos de trabajo (Figura 1), que se incrementaron según los requerimientos y se 
guardaron en refrigeración (8 ºC). 
 
3.2.4  Primera fase: Verificación de las características de las PGPR 
Para verificar la estabilidad de las características por las que fueron 
seleccionadas las 30 PGPR proporcionadas por la Universidad Nacional Pedro 
Ruiz Gallo, se cuantificó el ácido indolacético producido, nitrógeno fijado como 








































a. Cuantificación de ácido indolacético (AIA) producido in vitro 
Para la cuantificación del ácido indolacético producido in vitro según la 
reacción colorimétrica de Salkowski (Mantilla, 2007) cada bacteria nativa  se 
cultivó  en  caldo  nutritivo  por 24 horas, de donde se tomaron 0,6 mL para 
inocularlos en 5 mL  de caldo tripticasa  soya  suplementado  con triptófano 
(Figura 2, anexo 1).  
 
Después de la incubación a 30 ºC, por 72 horas  en  agitación  constante 
(150 rpm), los cultivos fueron centrifugados a 2000 rpm durante 5 minutos. A 
continuación, 0,4 mL de cada uno de los sobrenadantes se depositaron en  tubos, 
se agregaron 1,6 mL   de reactivo de Salkowski modificado (Anexo 1) en una 
relación 1:4,  se mezclaron y se dejaron en reposo durante 30 minutos en 
oscuridad. La positividad a la producción de ácido  indolacético estuvo dada por 
una coloración violácea y se leyó la absorbancia en espectrofotómetro de luz 
visible a 530 nm. Las concentraciones se calcularon en una recta patrón que se 
obtuvo con diluciones sucesivas de una solución 100 ppm de ácido indolacético 
(Anexo 1). 
 
b.  Cuantificación de nitrógeno fijado in vitro 
Para la cuantificación de nitrógeno fijado según el método colorimétrico del 
fenolhipoclorito (Lara et al., 2007), cada una de las bacterias nativas  cultivadas en 
agar nutritivo por 24 horas, fueron inoculadas en tubos de 15 x 150 mL  
conteniendo 5 mL  de caldo extracto de suelo 10 %   (Anexo 2) y  se  incubaron a 
30 ºC por 72 horas (Figura 3) en agitación constante (150 rpm). A continuación, se 
agregaron 15 mL de KCL  2M, se agitó a 150 rpm durante 1 hora y se dejaron en 
reposo por una hora adicional,  para  después  tomar  10  mL  del  sobrenadante  y  
centrifugarlos (2000 rpm) durante 20 minutos. Luego, los sobrenadantes se 
vertieron en tubos de  dilución  y  se añadieron 0,4 mL  de  solución  alcohólica  de 
fenol al 10 %, 0,4 mL de nitroprusiato de sodio  al  0,5 %  y 1 mL de solución 
oxidante.  Los  tubos  se  agitaron  para  mezclar  y se dejaron en reposo durante 









































La positividad a la fijación de nitrógeno estuvo dada por una coloración azul y 
se leyó la absorbancia en espectrofotómetro de luz visible a 632,9 nm. Las 
concentraciones se calcularon en una recta patrón obtenida con diluciones 
sucesivas de una solución de 100 ppm de cloruro de amonio.  
 
c.  Cuantificación de fósforo solubilizado in vitro 
Para la cuantificación de fósforo solubilizado según Vázquez et al. (2000), se 
obtuvo el inóculo de cada una de las bacterias cultivadas en 1 mL de caldo SRSM 
a  30 ºC  durante   20  horas,  en agitación constante (150 rpm). A continuación, 
0,6 mL de cada cultivo bacteriano fueron inoculados en frascos con 20 mL de 
caldo SRSM (Figura 4), e incubados a 30 ºC, con  agitación  constante  (150 rpm).  
Después de 96 horas, los caldos se centrifugaron y en el sobrenadante se 
determinó el pH y se cuantificó el fósforo soluble mediante el método colorimétrico 
del molibdato (Anexo 3), según Rodier & Rodi (2005). 
 
3.2.5 Segunda fase: Efecto de rizobacterias nativas  en la emergencia, 
supervivencia y altura de piñón blanco 
 Para determinar el efecto de las PGPR nativas en  la emergencia, 
supervivencia  y altura de piñón blanco según Ríos y Zúñiga (2012), las bacterias 
en fase exponencial se inocularon en las semillas. 
 
a. Tratamiento en  estudio y diseño experimental 
 Se realizó un ensayo, bajo un diseño completamente aleatorio (DCA). Los 
tratamientos fueron 32, cada uno con tres repeticiones totalizando 96 unidades 
experimentales (Figura 5). Los tratamientos correspondieron a 30 bacterias 
nativas previamente seleccionadas, un testigo aplicado con caldo nutritivo no 
cultivado con bacterias y un testigo absoluto con agua destilada. 
 
b. Porcentaje de germinación de semillas de piñón blanco 
Para  determinar el porcentaje de germinación, las semillas de piñón blanco 

























































r1 T1 T2 T3 T4 T5 … T95 T96 
r2 T1 T2 T3 T4 T5 … T95 T96 T1 
r3 T3 T4 T5 … T95 T96 T1 T2 
Donde: T1, T2, T3, … T95, T96 rizobacterias nativas 
  T95 testigo caldo nutritivo 
  T96 testigo agua destilada 
     Figura  5. Diseño completamente aleatorio para determinar el efecto de rizobacterias nativas en el desarrollo  







































en dos bandejas de plástico de 40 x 24 cm conteniendo arena (Figura 7). Las 
semillas  se  ubicaron  en  cinco  hileras  a  razón  de  10  semillas  por  hilera  y  
50 semillas por bandeja. Se realizaron riegos de acuerdo a los requerimientos y 
las bandejas se mantuvieron a temperatura ambiente hasta por 1 mes.  
 
c. Obtención del inóculo bacteriano en fase exponencial 
Para        la      obtención    del    inóculo   en     fase     exponencial,   según  
Cadena  &  Martínez  (2011)  las bacterias nativas seleccionadas fueron 
inoculadas independientemente en Erlenmeyers con 10 mL de caldo nutritivo e 
incubadas a 30 ºC, por 14 horas, en agitación constante (150 rpm). 
 
d. Tratamiento de las semillas 
Las semillas del piñón blanco previamente remojadas en agua corriente, 
durante 5 días se depositaron en una bolsa plástica de polietileno (Figura 8), 
donde se agregó el insecticida en polvo soluble Orthene 75  PS,  cuyo ingrediente 
activo  fue Acephato  O,  S – dimethyl acetylphosphoramidothioate (Figura 9),  en 
la dosis de 5g / Kg de semilla (Figura 10). Después, el  contenido  fue   
homogenizado,  por movimientos  de rotación durante 2 minutos,  para  que el 
insecticida se distribuya  uniformemente sobre las semillas. A continuación, las 
semillas  fueron extendidas  en el interior de la bolsa y llevadas sobre una bandeja 
hacia la estufa a 30 ºC, para disminuir el exceso  de  humedad (Figura 11). 
Con ayuda de una pinza, las semillas de piñón blanco previamente tratadas, 
se depositaron en bolsas de polietileno  de 7 x 4 cm, a razón de tres semillas por 
bolsa, en donde se aplicaron 0,4  mL del  inóculo bacteriano, correspondientes a 
163,94 mL/Kg de semillas. El contenido fue homogenizado por movimientos de 
rotación  durante  2  minutos y después las semillas fueron llevadas a estufa,  a  























Figura 7.  Bandejas con arena para  la determinación del porcentaje de 
germinación de Jatropha curcas L. “piñón blanco”. 
 
 

































Figura  11.   Semillas de Jatropha curcas L. “piñón blanco” en estufa para eliminar  














Figura  12.  Semillas de Jatropha curcas L. “piñón blanco” en estufa para facilitar  





e. Siembra de semillas 
En  el  invernadero  se  acondicionaron  96  bolsas de polietileno  negro de 
18 x 9 cm conteniendo 400 g de suelo (Figura 13), proveniente de la plantación de 
piñón blanco en el fundo Chanduví, Motupe. Después, el suelo fue regado hasta 
alcanzar capacidad de campo y las semillas de piñón blanco previamente tratadas 
se sembraron a una profundidad de 4 cm, en un agujero realizado previamente 
con ayuda de un dispensador graduado plástico. 
Los tratamientos se dispusieron aleatoriamente (Figura 14) bajo el diseño 
experimental y se realizaron los riegos según los requerimientos de cultivo.  
 
f. Evaluaciones 
Cada día hasta los 30 días después de la siembra se contaron las plantas 
emergidas, para determinar el porcentaje de emergencia. Asimismo, a los 90 días 
se contaron las plantas que sobrevivieron, para calcular el porcentaje de 
supervivencia con base al número de semillas sembradas. También se determinó 
la altura de las plantas cada 15 días hasta 90 días después de la siembra (Desai 
et al., 2007; Karnwal, 2009). 
 
3.2.6  Análisis estadístico de datos 
 Los datos obtenidos fueron ordenados en tablas y figuras que permitieron 
determinar el potencial de Bacillus, Pseudomonas y Streptomyces spp. nativas 
como promotoras del crecimiento de plantas. Con los valores de la altura de 
plántulas a los 15, 30, 45, 60, 75 y 90 días se realizó la prueba de normalidad y 
homogeneidad de varianzas, que son las asunciones principales de varianza en la 
aplicación de la estadística paramétrica, tal que los resultados de los análisis 
tengan validez estadística y se puedan llevar a cabo el proceso de inferencia a 












Figura 13.   Determinación   del   peso   del  suelo  para  la  siembra   de   




Figura 14.  Disposición de tratamientos en el invernadero para determinar la 






Para el diseño completamente aleatorio, el modelo aditivo lineal fue: 
 
Yij = u + ti + Eij 
Dónde: 
Yij = observación del i-ésimo tratamiento, j-ésimo repetición 
u = media general de la variable respuesta 
ti = efecto del i-ésimo tratamiento, siendo i = 1,2,3,4,5,…...32 
Eij = error experimental en el i-ésimo tratamiento, j-ésima repetición 
Hipótesis fue: 
H0 = u1 = u2 = u3 = u4 = u5… = u32 
Ha = al menos una media diferente 
Según los resultados en las pruebas de normalidad se realizaron análisis 
paramétricos o no paramétricos. En el presente trabajo se utilizó el software 
estadístico SPSS versión 15.0, así como los programas Microsoft Office Word, 























IV.       RESULTADOS  
 
4.1   Características de rizobacterias nativas 
Las bacterias nativas de los géneros Bacillus, Pseudomonas y Streptomyces 
sintetizaron 2,74 – 69,75 ppm de ácido indolacético, fijaron 1,49 – 24,74 ppm de 
nitrógeno como amonio y solubilizaron 1,38 – 38,75 ppm de fósforo (Tabla 1, 
anexos 4, 5, 6). 
 
4.2  Efecto de rizobacterias nativas en la emergencia y supervivencia de 
Jatropha curcas L. “piñón blanco” 
Transcurridos 10 días después de la inoculación de las rizobacterias nativas 
en  las  semillas  de  piñón  blanco 10 % de Pseudomonas y 30 % de 
Streptomyces  spp.  incrementaron  la emergencia (Figuras 15, 17, 18, anexos 8, 
9). A su vez, 40 % de Streptomyces spp., 60 % de Pseudomonas spp. y 70 % de 
Bacillus spp. no  afectaron la  emergencia (Figuras 15, 16, 17, 18).  Por su parte, 
30 % de todas las rizobacterias disminuyeron la emergencia alcanzando 33,3 %, 












Tabla 1.  Rango  de  valores   del   potencial   biológico   de   rizobacterias  





Rango de valores 
 
Bacillus spp. Pseudomonas spp.     Streptomyces spp. 
AIA producido (ppm)    6,75 – 17,50   2,74 - 30,50   48,20 - 69,75 
Nitrógeno fijado (ppm)    1,78 – 9,11   8,65 –24,74   1,49 - 2,10 




















Figura 15.  Porcentaje   de  rizobacterias  nativas según el efecto en la 
emergencia   de Jatropha curcas L. “piñón blanco”, 10 días después 












Figura  16.   Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” 10 días después de 
la inoculación con Bacillus spp. nativas. 
 
Figura  17.   Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” 10 días después de 











Figura  18.   Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” 10 días después de 











Después de 20 días de la inoculación bacteriana 10 % de Streptomyces spp. 
incrementó la emergencia (Figuras 19, 22, anexo 9).  A su vez,  20  %  de   
Streptomyces  spp., 40 % de Bacillus spp. y 50 % de Pseudomonas  spp. no 
afectaron la emergencia (Figuras 19, 20, 21, 22).  Por su  parte,  30 % de 
Pseudomonas spp.,  60 % de Bacillus spp. y  70 % de Streptomyces spp., 
disminuyeron la emergencia, alcanzando 66,6 %  similar  al  testigo (Figuras 19, 
20, 21, 22). 
Transcurridos 30 días después de la inoculación de las rizobacterias nativas 
en las semillas de piñón blanco 20 % de Pseudomonas spp.  y  40  % de 
Streptomyces spp. incrementaron la emergencia (Figuras 23, 25, 26, anexos 8, 9). 
A su vez, 40 % de Bacillus spp. y 50 % de Pseudomonas spp. no afectaron la 
emergencia (Figuras 23, 24, 25). Por su parte, 30 % de Pseudomonas spp., 60 % 
de Bacillus spp. y 60 % de Streptomyces spp. disminuyeron la emergencia, 
alcanzando 66,6 % similar al testigo (Figura 23, 24, 25, 26). 
La sobrevivencia de las plantas de piñón blanco hasta 90 días después de la 
inoculación de las bacterias nativas no fue afectada, registrándose 100 % en todos 
los tratamientos, incluyendo el testigo. 
 
4.3  Efecto de  rizobacterias  nativas en la altura de Jatropha curcas L. 
“piñón blanco” 
La altura de las plantas de piñón blanco aumentó por efecto de la inoculación  
de las rizobacterias nativas (Tablas 2, 3, 4, figuras 27, 28, 29, 30, 31, 32, 33, 34, 
35). En el periodo comprendido entre los 15 y 90 días después de la inoculación, 
el número de cultivos bacterianos que incrementó la altura fue 20 – 80 % en 
Bacillus  spp.   (Figura 36),  50 – 100  %  en  Pseudomonas  spp.  (Figura 37)  y  
50 – 100 % en Streptomyces spp. (Figura 38). 
Los valores máximos en los índices de efectividad (IE) en la altura oscilaron  
entre 12,50 y 81,81 % en Bacillus spp., 22,48 y 263, 63 % en Pseudomonas spp. y 











Figura 19.  Porcentaje   de  rizobacterias  nativas según el efecto en la 
emergencia   de Jatropha curcas L. “piñón blanco”, 20 días después 













Figura  20.   Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” 20 días después de 
la inoculación con Bacillus spp. nativas. 
 
Figura  21.   Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” 20 días después de 






















Figura  22.   Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” 20 días después de 


















Figura 23.  Porcentaje   de  rizobacterias  nativas según el efecto en la 
emergencia   de Jatropha curcas L. “piñón blanco”, 30 días después 



















Figura  24.   Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” 30 días después de  
la inoculación con Bacillus  spp. nativas. 
 
Figura  25.   Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” 30 días después de 



















Figura  26.   Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” 30 días después de 
















Tabla 2.  Altura (cm)  de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco” después de la               
inoculación con Bacillus spp. nativas en Lambayeque, 2013 
 
     Días    
   Tratamientos          15             30            45           60         75          90 
Bacillus sp. EH6 1,50 9,00 10,00 10,75 11,25 12,50 
Bacillus sp. EH7 2,50 8,50 9,50 10,50 12,50 13,00 
Bacillus sp. EH11 2,00 12,00 7,25 11,25 12,25 13,00 
Bacillus sp. EH12 0,00 7,50 8,50 9,25 10,00 10,50 
Bacillus sp. EH14 2,00 9,00 10,00 11,25 11,75 12,75 
Bacillus sp. EH22 3,00 8,00 9,00 10,00 11,00 11,50 
Bacillus sp. EH25 5,00 7,75 5,75 8,75 10,25 11,25 
Bacillus sp. EH31 1,50 7,75 8,75 9,50 10,00 10,50 
Bacillus sp. EH33 2,00 9,50 10,50 11,50 12,25 13,00 
Bacillus sp. EH34 2,00 9,25 7,66 10,16 10,66 11,16 
Testigo caldo nutritivo 0,00 6,00 7,50 8,50 9,50 10,50 
















Figura 27. Altura de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco” después de la               





















Figura 28. Altura de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco” después de la               

























Figura 29. Altura de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco” después de la                




















Tabla 3. Altura (cm) de Jatropha curcas L. “piñón blanco” después de la 




          15          30         45          60          75         90 
Pseudomonas sp. M23-4 3,50 10,00 11,00 12,25 12,75       13,25 
Pseudomonas sp. M63 0,50 10,50 11,50 12,50 13,00      13,50 
Pseudomonas sp. M74 1,50 10,00 11,00 12,00 12,50 13,75 
Pseudomonas sp. M78-1 3,00 9,00 11,33 12,16 12,83 13,66 
Pseudomonas sp. M78-3 1,00 7,00 9,00 10,00 11,50 12,00 
Pseudomonas sp. M78-4 0,00 5,50 10,50 11,50 13,50 14,50 
Pseudomonas sp. M82 9,25 10,00 10,75 11,50 12,50 13,00 
Pseudomonas sp. M91-6 10,00 10,00 10,75 11,75 12,75 13,25 
Pseudomonas sp. M93-2 0,00 6,00 11,00 12,50 13,50 14,00 
Pseudomonas sp. M93-3 9,50 8,83 9,66 11,50 11,16 11,83 
Testigo caldo nutritivo 0,00 6,00 7,50 8,50    9,50 10,50 
















Figura 30. Altura de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco” después de la               




Figura 31. Altura de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco” después de la               














Figura 32. Altura de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco” después de la               




















Tabla 4.  Altura (cm)  de  Jatropha curcas  L.  “piñón blanco” después de la 




          15          30         45          60          75         90 
Streptomyces sp. 13 1,00 9,75 10,75 11,50 12,75      13,25 
Streptomyces sp. 40 3,50 8,50 9,25 10,00 11,00     11,75 
Streptomyces sp. 104 8,75 9,75 10,75 11,75 12,75 13,75 
Streptomyces sp. 142 5,25 8,66 9,50 10,66 12,16 12,66 
Streptomyces sp. 156 3,25 12,25 11,83 13,00 14,00 14,50 
Streptomyces sp. 267 9,50 10,75 12,00 13,25 14,50 15,25 
Streptomyces sp. 321 2,00 8,00 10,50 11,50 12,66 13,33 
Streptomyces sp. 343 5,50 8,50 9,16 10,00 11,50 12,16 
Streptomyces sp. 364 1,00 6,33 10,16 11,16 12,33 13,16 
Streptomyces sp. 399 9,50 7,50 10,25 11,50 12,50 13,50 
Testigo caldo nutritivo 0,00 6,00 7,50 8,50    9,50 10,50 



























Figura 33. Altura de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco” después de la               















Figura 34. Altura de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco” después de la               














Figura 35. Altura de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco” después de la               




















Tabla  5.  Rango  de  los  índices  de  efectividad,  IE,  de  rizobacterias  nativas  
en  la altura  de Jatropha curcas L. “piñón blanco”, 2013 
Días Bacillus spp. Pseudomonas spp. Streptomyces spp. 
15 9,09 – 81,81 9,09 – 263,63 18,18 – 245,45 
30 5,88 – 41,17 3,88 – 23,52 1,88 – 26,47 
45 2,70 – 13,51 4,43 – 22,48 2,70 – 29,72 
60 1,6 – 12,50 5,0 – 25,0 5,0 – 25,0 
75 1,52 – 19,04 6,28 – 28,57 6,28 – 28,57 

















Figura 36.  Porcentaje de Bacillus spp.  nativas que incrementó la altura de   
Jatropha curcas L. “piñón blanco”, 2013. 
 
 
Figura 37.  Porcentaje  de  Pseudomonas  spp.  nativas  que  incrementó la     












Figura 37.   Porcentaje de Streptomyces spp. nativas que incrementó la altura de 












A  los  90  días  después  de  la inoculación, la  altura  de  las  plantas  fue  
de  11,75 – 15,25 cm  con  Streptomyces  spp.;  11,83 – 14,50 cm  con  
Pseudomonas spp.  y  10,50 – 13,00 cm con Bacillus  spp., en comparación con 
los testigos caldo nutritivo (10,50 cm) y agua destilada (11,0 cm). Los valores 
promedio presentaron distribución normal (p > 0,05) y homogeneidad de varianzas 
(p > 0,05). La prueba F del análisis de varianza fue no significativa (p = 0,937); sin 
embargo, los mayores valores correspondieron a Streptomyces sp.207 (15,25 cm), 
Streptomyces sp.156 (14,5 cm),  Pseudomonas  sp.M78-4  (14,5 cm)   y  
Pseudomonas  sp.M93-2   (14,0 cm), sin diferencias significativas con los demás 
tratamientos. 
Las bacterias Streptomyces spp. 343, 321, 142 y 364, así como también 
Pseudomonas spp M93-3 y M78-1 fueron consideradas promotoras del 
crecimiento de piñón blanco porque incrementaron la emergencia y altura 
alcanzando 100 % y 12,16 – 14,0 cm, en comparación con 66,6 % y 11 cm del 







Tabla 6.  Características  promotoras  del  crecimiento  de  Jatropha  curcas  L.  “piñón  blanco”  de   
rizobacterias nativas 
 
     Rizobacterias                 AIA  Amonio     Fósforo        Emergencia / días     Altura / 90 días 
                        (ppm)         (ppm) (ppm)             10               20             30              (cm) 
 
 Streptomyces sp.343   60,00     2,32 28,75  66,6        100,0    100,0 12,16 
 Streptomyces sp.321 69,75     1,76 14,80     0         66,6         100,0 13,33 
 Streptomyces sp.142        61,75     2,11 16,51     0              66,6    100,0 12,66 
 Streptomyces sp.364        48,20     1,73 16,58     0              33,3         100,0 13,16 
 Pseudomonas sp.M93-3        30,50    12,98  8,18   33,3           66,6         100,0 14,00 


















              V.           DISCUSIÓN 
 
         Las rizobacterias nativas sintetizaron ácido indolacético, fijaron nitrógeno y 
solubilizaron fósforo, características por las que fueron seleccionadas en los 
estudios de laboratorio y que son consideradas como mecanismos de acción 
directo de las PGPR (Kloepper, 2003). En la producción de ácido indolacético, 
destacaron las especies de Streptomyces, alcanzando 69,75 ppm, valor 
superior al rango 11 – 52 ppm registrado con aislados de trébol blanco (Franco, 
2008), papa (Rico, 2009, Otero, 2011) y tomate (Núñez & Vásquez, 2013). 
Respecto a la fijación de nitrógeno, los mayores valores correspondieron 
a  Pseudomonas  spp.  alcanzando  24,74  ppm  de  amonio, superando a 
11,28 ppm de Pseudomonas sp. aislada de la rizósfera de maíz (Cadena & 
Martínez, 2011). En la solubilización de fósforo, sobresalieron las bacterias de 
Streptomyces, alcanzando 38,75 ppm, valor superior al rango 11,2 – 16,3 ppm, 
reportado en aislados de maíz (Cabrera & Paredes, 2013) y tomate (Núñez & 
Vásquez, 2013). 
Las bacterias afectaron diferencialmente la emergencia de semillas de 
piñón blanco, observándose incremento, disminución y ningún efecto, respecto 
al testigo, coincidiendo con investigaciones de Bacillus spp. en tomate (Ríos & 
Zúñiga, 2012) y  maíz (Altuna & Peláez, 2013;  Perleche  & Rentería, 2013); 





Streptomyces spp. en maíz (Cabrera & Paredes, 2013; Infante & Zurita, 2013) y 
tomate  (Núñez & Vásquez, 2013). 
El 10 – 40 % de Pseudomonas y Streptomyces spp. incrementaron la 
emergencia de piñón blanco, resultado explicado por la activación de los 
procesos metabólicos de las semillas, como producto de la secreción 
bacteriana de sustancias estimuladoras como las giberelinas, encargadas de 
activar la síntesis de enzimas hidrolíticas en el endospermo (Torres et al., 
2003). En este contexto, las α amilasas promueven la germinación, porque 
incrementan la disponibilidad del almidón (Bharathi et al., 2004). 
En semillas de maíz, García et al. (2004) observaron efecto estimulatorio 
de  los  filtrados  de  cultivo  libres  de  células   de   Azospirillum   lipoferum,   
A. brasilense  y  Azotobacter  beijerinckii,  tal que la germinación se inició a los 
5 – 6 días con los filtrados, así como también con 50 ppm de AIA, en 
comparación con 7 – 8 días en el testigo agua destilada. Asimismo, Idris et al. 
(2004)  observaron  elongación  en  los   coleópteros  de  maíz  con  filtrados  
de  cultivos  de  B. amyloliquefaciens  y  B. subtilis,  comparable con el efecto 
de  10-6 – 10-7 mol L-1   de  AIA;   sin   embargo,   las   bacterias  sintetizaron  
10-8 – 10-9 mol L-1 de AIA; concluyéndose que el incremento fue resultado de 
más de una sustancia promotora del crecimiento. 
El 30 – 70 % de las rizobacterias disminuyó la emergencia de piñón 
blanco. Al respecto, Stefan et al. (2008) demostraron que en semillas de soya, 
la actividad de las enzimas aspartato y alanina amino – transferasa, requeridas 
para la utilización de las proteínas como fuentes de carbono  y nitrógeno en la 
germinación, fue mayor  a las 120 horas en las semillas no inoculadas, 
sugiriéndose que debido a la competencia por nutrientes entre semillas y 
bacterias, la germinación disminuye. 
El efecto negativo de las PGPR ha sido reportado también en las 
características vegetativas. De esta manera, Rico (2009), demostró que los 
metabolitos volátiles de Azotobacter spp. disminuyeron el peso fresco de 
plántulas de lechuga; no obstante, éstos compuestos sintetizados por un 
actinomiceto, incrementaron 35 % el peso fresco. Al respecto, Persello et al. 





negativamente el desarrollo de las raíces laterales, debido a que las plantas 
carecen  de un sistema regulador que mantenga los niveles de AIA 
fisiológicamente apropiados en sus tejidos, tal que este compuesto bacteriano 
exógeno, podría anular la síntesis de otros metabolitos de la ruta, inhibiendo el 
desarrollo de la planta. 
El 20 – 70 % de las bacterias nativas no afectó la emergencia de piñón 
blanco. Al respecto, Díaz et al. (2001), concluyeron que el efecto de las PGPR 
no es evidente, cuando no encuentran el hábitat adecuado y no se asocian con 
la rizósfera para escapar de los mecanismos de defensa de la planta y 
encontrar las condiciones nutritivas propicias para su establecimiento y 
crecimiento. También es posible, que las bacterias pierdan viabilidad por el 
efecto inhibitorio de las semillas, tal como se demostró con extractos solubles 
de maíz que durante la germinación disminuyeron la multiplicación y 
establecimiento de Burkholderia cepacia (Velásquez et al., 1999). 
El incremento de la emergencia de piñón blanco hasta alcanzar 100 %, 
evidencia la importancia de las bacterias nativas, por cuanto Machado (2011) 
informó que para este cultivo se utilizaron tratamientos pre - germinativos como 
la remoción parcial de la testa, el remojo en agua corriente por 24 horas o 
tiempos alternados  de  remojo  y  secado;  no  obstante,  la emergencia 
alcanza 80 % a los 10 – 30 días después de la siembra. 
Las rizobacterias nativas incrementaron la altura de las plantas de piñón 
blanco, este efecto positivo de las PGPR, así como también, el aumento de la 
biomasa aérea, radicular y rendimiento ha sido demostrado en diversos cultivos 
de importancia económica con Bacillus (Wahyudi et al., 2011; Ríos & Zúñiga, 
2012;  Altuna & Peláez, 2013),  Streptomyces (Franco, 2008; Rico, 2009; 
Núñez & Vásquez, 2013; Cabrera & Paredes, 2013) y Pseudomonas 
(Santillana 2006; Cadena & Martínez, 2011; Barba & Bravo, 2013). Según la 
“hipótesis aditiva” la interacción de los mecanismos directos e indirectos de las 
PGPR ejerce un efecto multiparamétrico en las plantas, observándose 
incrementos en la germinación, desarrollo de raíces, altura y tamaño de hojas y 






En el cultivo de piñón blanco, Aguilar & Coral (2013), Gómez & Yarlaqué 
(2013) y Dávila & Linares (2013) demostraron que aislados de Bacillus, 
Pseudomonas y Streptomyces incrementaron la emergencia y vigor de las 
plantas. A su vez, Sumarsih & Haryanto (2012) encontraron diferencias 
significativas en la longitud, cantidad y diámetro de raíces de plantas 
provenientes de esquejes inoculadas con P. fluorescens y P. putida, efecto 
atribuido  a las síntesis de reguladores de crecimiento como las auxinas 
(Aguilar et al., 2008; Mantilla, 2011). 
Las   rizobacterias   Streptomyces   spp.343, 321, 142 y 364  y  
Pseudomonas  spp.M93-3 y M78-1 que sintetizaron ácido indolacético, fijaron 
nitrógeno, solubilizaron fósforo, incrementaron la emergencia y no afectaron 
negativamente la supervivencia de piñón blanco son consideradas promotoras 
del crecimiento, cuyo efecto en el rendimiento debe ser investigado en 


































VI.    CONCLUSIONES 
 
 Las  rizobacterias  nativas  de  los  géneros Bacillus, Pseudomonas 
y Streptomyces  sintetizaron  2,74  –  69,75 ppm de ácido 
indolacético, fijaron 1,49 – 24,74 ppm de nitrógeno  como amonio y 
solubilizaron 1,38 – 38,75 ppm de fósforo. 
 
 Streptomyces spp. 343, 321, 142 y 364,  así  como también 
Pseudomonas spp. M93-3 y M78-1  incrementaron  la emergencia 
y altura  de  plantas  de  piñón  blanco,  alcanzando  100  %  y  
12,16 – 14,0 cm, en comparación con 66,6 % y 11 cm del testigo, 
respectivamente. A su vez, ninguna rizobacteria afectó  
negativamente  la  supervivencia de las plantas hasta los 90 días 



























 Determinar el efecto de Streptomyces spp. 343, 321, 142, 364 y 
Pseudomonas spp. M93-3  y M78-1 en el desarrollo vegetativo y 
rendimiento de piñón blanco, en condiciones de campo. 
 
 Investigar sustratos económicos y disponibles en la región de 
Lambayeque, para el incremento masivo de Streptomyces spp. 
343, 321, 142; 364 y Pseudomonas spp. M93-3 y M78-1. 
 
 


























           VIII.           RESUMEN 
 
Los biocombustibles derivados de la biomasa constituyen una alternativa 
para la demanda energética mundial, destacando el aceite, obtenido de las 
semillas de Jatropha curcas L. “piñón blanco”. En este contexto, se desarrolló 
el presente trabajo, con el objetivo de verificar en 30 rizobacterias nativas la 
producción de ácido indolacético, AIA, fijación de nitrógeno y solubilización de 
fósforo, así como también, determinar el efecto en la emergencia, 
supervivencia y altura de las plantas. El AIA producido se cuantificó mediante la 
reacción colorimétrica de Salkowski, el nitrógeno fijado como amonio por el 
método colorimétrico del fenolhipoclorito y el fósforo solubilizado por el método 
colorimétrico del molibdato. Las rizobacterias de los géneros Bacillus, 
Pseudomonas y Streptomyces sintetizaron 2,74 – 69,75 ppm de AIA, fijaron 
nitrógeno,  cuantificándose  1,49 – 24,74  ppm  de amonio  y  solubilizaron  
1,38 – 38,75 ppm de fósforo. A continuación, las bacterias se inocularon en las 
semillas (163,94 mL/kg) y después se sembraron en bolsas de polietileno con 
400 g de suelo. Streptomyces spp. 343, 321, 142 y 364, así como también 
Pseudomonas spp.M93-3 y M78-1 incrementaron la emergencia y altura de las 
plantas, alcanzando 100 % y 12,16 – 14,0 cm, en comparación con 66,6 % y 
11,0 cm del testigo, respectivamente. A su vez, ninguna rizobacteria  afectó  
negativamente  la  supervivencia de las plantas hasta los 90 días después de la 
inoculación. Se concluyó que estas bacterias son promotoras del crecimiento 

















                  IX.           REFERENCIAS BIBLIOGRÁFICAS   
 
Adjanohoun, A., Allagbe, M., Noumavo, P., Gotoechan, H., Sikirov, R., Dosse, 
K., Glelekokai, R., Kotchoni, S., Moussa, B. Effects of plants growth 
promoting rizobacterie in field grown maze. Journal of Animals & Plants 
Science 2011; 11 (3): 1457-1465. 
 
Aguado, A. & Moreno, B. (2008). Potencial de bioinoculantes microbianos como 
          una alternativa para reducir costos de fertilización en maíz de Temporal. 




Aguilar,  J.,  Xiqui,  L.,  García,  S.  &  Baca,  B.  Producción  del  ácido  indol- 
3- acético en Azospirillum. Revista Latinoamericana de Microbiología 
2008; 50 (1-2): 29-37. 
 
Aguilar, H. & Coral, J. (2013). Caracterización de Bacillus spp. asociadas a la 
rizósfera de Jatropha curcas L., “piñón blanco”, en Lambayeque y su 
potencial como promotoras del crecimiento de plantas, 2012. Tesis de 







Altuna, H. & Peláez, K. (2013). Determinación del potencial como promotores 
del crecimiento de plantas de las especies de Bacillus aisladas de la 
rizósfera de Zea mays L. “maíz” en Lambayeque, 2013. Tesis de 
Licenciatura. Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo. Lambayeque, 
Perú. 
 
Alvitres V. (2000). Método Científico. Planificación de la investigación. 2da ed. 
Lambayeque: Editorial Ciencia.  
 
Barba, S. & Bravo, R. (2013). Especies de Burkholderia y Pseudomonas 
aisladas de la rizósfera de malezas y su potencial como promotoras del 
crecimiento de plantas en Lambayeque, 2012. Tesis de Licenciatura. 
Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo, Lambayeque, Perú.  
 
Barreto, D, Valero, Muñóz, A, Peralta, A. Efecto de microorganismos 
rizosféricos sobre germinación y crecimiento de Anacardium excelsum. 
Zonas áridas 2007; 11 (1): 240-249.  
 
Bashan, Y., Holguín, G. & Ferrera, R. (1996). Interacciones entre plantas y 
microorganismos benéficos. Terra, 14 (2), 159-194.  
 
Bharathi, R., Vivekananthan, R., Harish, S, Ramanathan A. Rizobacteria-based 
bioformulations for the management of fruit rot infections in chilies crop 
protec 2004; 23: 835-844. 194.  
 
Bhattacharyya, P. & Jha, D. (2012). Plant growth promoting rhizobacteria 
(PGPR):    emergence    in   agriculture.   World    Journal    Microbiology 
Biotechnology, 28, 1327-1350.  
 
Cabrera, M.  & Paredes, A. (2013). Streptomyces spp. aisladas de la rizósfera 
de Zea mays L. “maíz ” y su potencial como promotoras del crecimiento 
de plantas en Lambayeque, 2012. Tesis de Licenciatura. Universidad 






Cadena, S. &  Martínez, B. (2011).  Caracterización   de  cepas  de  
Pseudomonas  spp.  y   su   efecto  en la germinación  y  emergencia  
de  Zea mays L. “maíz” en Lambayeque. Tesis de Licenciatura. 
Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo, Lambayeque, Perú.   
 
Carreño, C. & Muñoz, V. (2012). Manual de Prácticas de Microbiología 
Industrial. Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo. Lambayeque, Perú.  
 
Casós, I. & Santiago, P. (2013). Potencial promotor del crecimiento de las 
especies  de Azospirillum aisladas de raíces de malezas asociadas a 
Zea mays L. “maíz” en Lambayeque, 2013. Tesis de Licenciatura. 
Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo, Lambayeque, Perú.  
 
Castellanos, J., Ortiz, L, Oliva, P., Dueñas H., Fresnedo, J, Fraga, S., 
Meléndez, O. Estudios relacionados con el uso de Bacillus subtilis en el 
control de hongos fitopatógenos. Revista Agrotecnia de Cuba 2004.   
 
Dávila, J. & Linares, V. (2013). Especies de Burkholderia  y  Pseudomonas  
aisladas de la rizósfera de Jatropha curcas L. piñón blanco y su 
potencial como promotoras del crecimientos de plantas en Lambayeque, 
2012. Tesis de Licenciatura. Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo, 
Lambayeque, Perú.    
 
Desai, S., Narayanaiah, Ch., Kranti, Ch., Reddy, M., Gnanamanickam, S., 
Rajeswara, G., Venkateswarlu, B. (2007).  Seed  inoculation with 
Bacillus  spp.  improves   seedling   vigour   in  oil - seed   plant   
Jatropha curcas L. Biology Fertility Soils, 44, 229-234.  
 
Díaz, P., Ferrera, R., Almaraz, J. & Alcántara, J. (2001). Inoculación de 
bacterias promotoras del crecimiento en lechuga. Terra, 19 (4), 327-335.  
 
Doumbou, C., Michelle, K., Hamby, S., Crawford, D. & Beaulieu, C. (2002). 
Actinomycetes, promising tools to control plant diseases and to promote 





Egamberdiyeva, D. (2007). The effect of plant growth promoting bacteria on 
growth and nutrient uptake of maize in two different soils. Applied soil 
Ecology, 36, 184-189. 
Falasca, S. & Ulberich, A. (2008). Potencialidad bioenergética sudamericana a 
partir de forestaciones con Jatropha sp. (J. curcas, hieronymi y 
macrocarpa). Recuperado de http://revistavirtual.redesma.org/vol.4/  
artículo 5. 
Franco, M. (2008). Evaluación de caracteres PGPR en actinomicetos e 
interacciones de estas bacterias con hongos formadores de micorrizas. 
Tesis de Doctorado. Universidad de Granada, España.  
García, M., Farías, R., Peña, J. & Sánchez, J. 2004. Inoculación del trigo var. 
Pavón con Azospirillum spp. y Azotobacter beijerinckii. Terra 
Latinoamericana 2004; 23 (1), 65-72.  
García, F. & Muñóz, H. (2010).  Caracterización  de  cepas  nativas de 
Azozpirillum spp. y su efecto como promotoras del desarrollo vegetativo 
de arroz (Oryza sativa). Tesis de Licenciatura. Universidad Nacional 
Pedro Ruiz Gallo. Lambayeque, Perú.   
Gómez, C. & Yarlaqué, D. (2013). Especies de Streptomyces aislados de la 
rizósfera de Jatropha curcas L. “piñón blanco” y su potencial como 
promotoras del crecimiento de plantas en Lambayeque. Tesis de 
Licenciatura. Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo. Lambayeque, 
Perú.  
Hernández, R., Fernández, C. & Baptista, P. (2003). Metodología de la 
Investigación. México: Mc Graw Hill Interamericana Editorial S.A. Perú.  
Hernández, A., Heydrich, M., Velázquez, M. & Hernández, A. (2006). 
Perspectivas del empleo de rizobacterias como agentes de control 
biológico en cultivos de  importancia  económica.  Revista  Mexicana de 





Huerga, I. (2010). Producción de biodiesel a partir de cultivos alternativos: 
Experiencia con Jatropha curcas. Tesis de Maestría. Universidad 
Nacional del Litoral, Yuto, Argentina. 
 
Idriss, E., Bochow, H., Ross, H. & Borriss, R. (2004). Use of Bacillus subtilis as 
biocontrol agent. VI. Phytohormone-like action of culture filtrates 
prepared from plant growth-promoting Bacillus amyloliquefaciens 
FZB24, FZB42, FZB45 and Bacillus subtilis FZB37. Journal of Plant 
Diseases and Protection, 111 (6), 583-597. 
 
Infante, S. & Zurita, D. (2013). Potencial como promotores del crecimiento de 
plantas de los actinomicetos aislados de la rizósfera de malezas 
asociadas al cultivo de Zea mays L. maíz en Lambayeque, 2013. Tesis 
de Licenciatura. Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo. Lambayeque, 
Perú. 
 
Karnwal, A. (2009). Production of indole acetic by fluorescent Pseudomonas in 
the presence of L-triptophan and rice root exudates. Journal of Plant 
Pathology, 91(1), 61-63. 
 
Kloepper, J. (2003). A review of mechanisms for plant growth promotion by 
PGPR. 6 th Internacional PGPR workshop, 6-10 October. Calicut, India. 
 
Lara, C., Villalba, M. & Oviedo, L. (2007). Bacterias fijadoras asimbióticas de 
nitrógeno en la zona agrícola de San Carlos. Revista  Colombiana de 
Biotecnología, 9 (2), 6-14. 
Machado, R. (2011). Colecta de Jatropha curcas y su comportamiento en fase 
de vivero y de establecimiento. Pastos y Forrajes, 34 (2), 145-154. 
Mantilla, M. (2007). Evaluación de la acción de un bioinoculante sobre un 
cultivo de crisantemo (Chrysanthemun morifolium var. yoko ono) en 
periodo de enraizamiento. Tesis Microbiólogo Agrícola Veterinario. 





Mantilla, C., Oviedo, L. & Betancur, C. Bacterias nativas con potencial en la 
producción de ácido indolacético para mejorar los pastos. Zootecnia 
Tropical. 2011; 29 (2): 187-194.  
Muñóz, A. (2009). Caracterización morfométrica de cuatro ecotipos de piñón 
(Jatropha curcas), asociado con teca (Tectona grandis). Escuela 
Superior Politécnica del Litoral, Guayaquil, Ecuador.  
Núñez, A. & Vásquez, Y. (2013). Streptomyces spp. aisladas de la rizósfera de 
Lycopersicon esculentum Mill “tomate” y su potencial como promotoras 
del crecimiento de plantas en Lambayeque, 2012. Tesis de Licenciatura. 
Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo. Lambayeque, Perú.  
Organización para la Alimentación y la Agricultura de las Naciones Unidas, 
FAO. (2010). Bioenergía y seguridad alimentaria “BEFS”, El análisis de 
BEFS para el Perú. Volumen II. 
Otero, V. (2011). Aislamiento selección e identificación de actinomicetos, 
bacterias fotosintéticas no sulfurosas y bacterias, a  partir de suelos 
asociados al cultivo de plátano en la Costa Atlántica Colombiana. Tesis 
de Maestría. Universidad Nacional de Colombia.  
Pabón, L., Hernández, P. (2009). Importancia química de Jatropha curcas y 
sus aplicaciones biológicas, farmacológicas e industriales. Recuperado 
de http://scielo.sid.cu/scielo.phpscrip.pdf. 
Peralta, M. (2004). Caracterización bioquímica de las proteínas de la semilla 
de Jatropha curcas L. Tesis de Maestría. Instituto Politécnico Nacional 
Centro de Desarrollo de Productos Bióticos. Yautepe, México.  
Pérez, H., Ramírez, G. & Pérez, D. (2012). Modelo de uso y comercialización 
racional de los cultivos de Jatropha curcas L. “piñón blanco” y cultivos 
combinados (asociatividad energía renovable con producción 





Perleche, C. & Rentería, M. (2013). Determinación del potencial como 
promotoras del crecimiento de plantas de las especies de Bacillus 
aisladas de la rizósfera de malezas asociadas a Zea mays L. “maíz” en 
Lambayeque, 2013. Tesis de Licenciatura. Universidad Nacional Pedro 
Ruiz Gallo. Lambayeque, Perú.  
Quimbayo, A. (2010). El uso actual del cultivo de la Jatropha curcas L. en 
sistemas agroforestales y silvopastoriles y su potencial para contribuir al 
desarrollo social y económico de un cultivo en expansión mundial. 
Corporación Colombiana de Investigación Agropecuaria.  
Rico, M. (2009). Capacidad promotora de crecimiento vegetal por bacterias        
del género Azotobacter y Actinomicetos aisladas del cultivo de           
Solanum tuberosum Linnaeus, 1753 (Papa) cultivadas en zonas 
altoandinas del Perú. Tesis de Biología. Universidad Nacional Mayor de 
San Marcos, Lima, Perú.  
Ríos, P. & Zúñiga, L. (2012).  Bacillus  spp.  aisladas  de rizósfera de 
Lycopersicum esculentum Mill. “tomate” en Lambayeque y su potencial 
como promotores del crecimiento de plantas. Tesis de Licenciatura. 
Universidad Nacional Pedro Ruiz Gallo. Lambayeque, Perú.  
Rives,  N.,  Acebo,  Y., Almaguer,  M., García,  J. & Hernández, A. (2009). 
Actividad antagónica frente a Pyricularia grisea (Sacc) y fitoestimulación 
en el cultivo del arroz de cepas autóctonas de Pseudomonas putida 
(Trev). Revista Protección vegetal, 24 (2), 106-116.  
Rodier,  J.  &  Rodi,  L.  (2005).  Análisis de Aguas. España: Ediciones Omega.  
Salaheddin, K., Valluvaparidasan, V., Ladhalakshmi, D., & Velazhahan, R. 
(2010). Management  of  bacterial  blight  of cotton using a mixture of 
Pseudomonas fluorescens and  Bacillus subtilis. Plant Protection 






Santillana,  N.  (2006). Producción de  biofertilizantes  utilizando  
Pseudomonas sp.  Ecología Aplicada, 5 (1, 2), 87-91. 
Stechmann, L. (2011). Crecimiento de Bacillus spp., Pseudomonas putida y 
Streptomyces spp., en sustratos con diferente contenido de materia 
orgánica y pH y su efecto en Solanum tuberosum L. “papa” en 
invernadero. Tesis de Licenciatura. Universidad Nacional Pedro Ruiz 
Gallo. Lambayeque, Perú.  
Stefan, H., Mihasan, M. & Dunca, S. (2008). Plant growth promoting 
rhizobacteria can inhibit the in vitro germination of Glycine max L. seed. 
Annals of the University Alexandro Jon Cuza. Genetics and Molecular 
Biology Section, 9 (3), 105-110.  
Sumarsih, S. & Haryanto, D. (2012). Pseudomonas fluorescens and 
Pseudomonas putida to promote growth of Jatropha curcas seed 
lingroot. The Journal of Tropical Life Science, 2 (2), 53-57.  
Toral, O., Iglesias, J., Montes de Oca, S., Sotolongo, J., Garcia, S., Torsti, M. 
(2009). Jatropha  curcas L., una especie arbórea con  potencial 
energético en Cuba. Recuperado de 
http://redalyc.uaemex.mx/redalyc/pdf/2691/269119697001.pdf. 
Torres, R., Pérez, C., Suárez, N. Influencia de la inoculación de rizobacterias 
sobre la germinación de semillas de frijol común (Phaseolus vulgaris L.) 
Centro Agrícola 2003; 30 (2): 56-60.  
Vázquez, P., Holguín, G., Puente, M., López, A. & Bashan, Y. (2000). 
Phosphate solubilizing microorganisms associated with the rhizosphere 
of mangroves in a semiarid coastal lagoon. Biology and Fertility of Soils, 
30 (1), 400-408.  
Wahyudi, A., Astuti, R., Widyawati, A., Meryandini, A. & Nawangsih, A. (2011). 
Characterization of Bacillus sp. strains isolated from rhizosphere of 
soybean plants for their use as potential plant growth for promoting 






































Cuantificación de ácido indolacético producido in vitro mediante la 
reacción  colorimétrica  de  Salkowski  (en Mantilla, 2007; García & 
Muñoz, 2010) 





Peptona de caseína 17,0 
Peptona de harina de soya 3,0 
D (+) Glucosa (o dextrosa) 2,5 
Cloruro de sodio 5,0 
Fosfato dipotásico 2,5 
Triptófano 0,01 
Agua destilada en cantidad suficiente 1 L 
 
Disolver por calentamiento y agitación. Ajustar el pH a 7,3. 
 










Agua destilada                        250,0 




Cloruro de fierro 0,5 M en agua 






c. Procedimiento para elaborar la curva de calibración para cuantificar 
ácido indolacético (en Mantilla, 2007) 
 
c.1  Fundamento de la reacción de Salkowski 
Mediante la reacción de Salkowski se detectan grupos indol presentes en el 
medio y la concentración de indol es directamente proporcional a la intensidad de 
color rojo producido. A su vez, el cambio de color es el resultado de una reacción 
oxidativa con el ácido sulfúrico, donde por medio de una transaminación un grupo 
amino es sustituido por el cloro proveniente del FeCl3, originando un compuesto 
visible de color rosado a rojo en el caso del indolacético. Otras coloraciones 
indican la presencia de productos intermedios de la síntesis del ácido 
indolacético, que pueden ser generados a partir del triptófano. 
c.2  Preparación de diluciones a partir de una solución madre de AlA 
Para obtener una curva patrón de ácido indolacético, preparar una solución 
madre de 100 µg. mL-l, para lo cual se pesan 10 mg de ácido indolacético y se 
disuelven con unas gotas de NaOH en un matraz aforado a 100 mL. A 
continuación enrasar con agua bidestilada y agitar hasta homogenizar. 
Posteriormente se realizan las siguientes diluciones: 
*1000  µL = 1 mL 






AIA (mgL - 1) 
01 0 1000 0 
02 20 980 2 
03 40 960 4 
04 60 940 6 
05 80  920 8 
06 100 900 10 
07  150 850 15 
08 200 800 20 
09 300 700 30 
10 400 600 40 
11 500 500 50 





c.3  Procedimiento para la cuantificación de AIA por colorimetría 
Obtenidas las concentraciones parciales de AIA extraer de cada    tubo 1 mL 
de solución, verter en tubos de 13 x 75 mm y agregar 4 mL de reactivo de 
Salkowski (1:4). Dejar en reposo en oscuridad por 30 minutos. Observar la 
presencia de una coloración rojiza en los tubos. A continuación, leer la 
absorbancia de cada dilución en espectrofotómetro a 530 nm. 
Una vez obtenida la absorbancia en todas las concentraciones de ácido 
indolacético, corregir los valores y mediante regresión lineal en el programa 
Microsoft Excel 2007, obtener la ecuación de la recta y el coeficiente de 
determinación que deberá ser mayor a 0,9 para demostrar una dispersión 
homogénea de los valores sobre la recta. 
Nº tubo AIA (µg/mL) Absorbancia 
1 0 0,000 
2 2 0,013 
3 4 0,023 
4 6 0,034 
5 8 0,043 
6 10 0,060 
7 15 0,087 
8 20 0,110 
9 30 0,141 
10 40 0,202 
11 50 0,229 
12 60 0,273 
Una  vez obtenida la absorbancia de las doce concentraciones de ácido 
indolacético, introducir los datos en el programa Microsoft Office Excel 2007 y 











y: representa la absorbancia captada (variable dependiente) 
x: ácido indolacético en ppm (variable independiente) 
Despejar “x” para obtener la cantidad de ácido indolacético (ppm) producido por 
















Cuantificación de nitrógeno fijado in vitro mediante el método indirecto de 
valoración del ión amonio empleando la técnica colorimétrica de Berthelot 
(fenol – hipoclorito) 
a. Medios de cultivo (en García & Muñoz, 2010) 














Ajustar el pH  a 6,8 – 7,0 con NaOH. Para obtener medio semisólido añadir 
2 g de agar agar. Para medio solido añadir  20 mg de extracto de levadura y 15 g 
de agar. 
 










Azul de Bromotimol (0,5 % p/v en etanol) 
Biotinol 










2,0 mL   






a.2 Agar nutritivo  (AN) 
Componentes  g/L       
Peptona 
Extracto de carne 
Agar - agar 















Ajustar a pH 7,4. Para obtener extracto de suelo al 10 %, depositar en un 
matraz 250 g de suelo agrícola y 500 mL de agua destilada. Hervir 2 horas, 
completar a 500 mL con agua destilada y filtrar el sobrenadante. Tomar 25 mL del 
filtrado y completar a 500 mL con agua destilada. 
 
 







Extracto de levadura 















b. Reactivos (en García y Muñoz, 2010) 
• Cloruro de potasio 2 M  
Cloruro de potasio         149,12 g 
Agua destilada        1000 mL  
• Solución alcohólica de fenol 10 % 
              Fenol concentrado        10 mL  
              Alcohol 97º         90 mL 
• Nitroprusiato de sodio 0,5 %  
Nitroprusiato de sodio       0,5 g 
Agua destilada        100 mL 
• Solución oxidante  
Citrato de sodio         20 g 
Hidróxido de sodio        1 g 
Hipoclorito de sodio 5 % (lejía comercial)     2 mL 
Agua destilada         98 mL 
 
c. Procedimiento para elaborar la curva de calibración para cuantificar el ión 
amonio (Lara et al., 2007) 
c.1  Fundamento del método colorimétrico de Berthelot (fenolhipoclorito) 
Se basa en la formación de un color azul intenso de indofenol, que resulta 
de la reacción del ión amonio (NH4) con los compuestos fenólicos en presencia 
de un agente  oxidante el cual puede ser hipoclorito de sodio u  o-fenilfenol; y la 
presencia de un catalizador, principalmente nitroprusiato de sodio o ferrocianato 





temperatura ambiente, catalizadores y pH alcalino. Cuando se utiliza fenol o 
hipoclorito de sodio la reacción puede ser representada de la siguiente manera: 
      NH3 + 2C6H60
-+ 3ClO-           O = C6H4= N-C6H4-O + 2H2O + OH
- + 3Cl- 
c.2  Preparación de diluciones a partir de una solución madre de NH4Cl 
Para obtener la curva patrón se prepara una solución madre de  100 ppm de 
NH4CI, para lo cual se pesa 0,1 g de NH4CI y se disuelve en 1 L de agua 
bidestilada. Posteriormente, a partir de la solución madre se efectúan las 
siguientes diluciones: 






[µg /mL= ppm] 01 0,0 10 0 
02 0,2 9,8 2 
03 0,4 9,6 4 
04 0,6 9,4 6 
05  0,8 9,2 8 
06 1,0 9,0 10 
07 1,5 8,5 15 
08 2,0 8,0 20 
 
c.3  Procedimiento para la cuantificación de amonio por colorimetría 
Obtenidas las diluciones, agregar a cada tubo 0,4 mL de solución alcohólica 
de fenol al 10 %; 0,4 mL de nitroprusiato de sodio al 0,5 % y 1 mL de solución 
oxidante, luego agitar para mezclar y dejar en reposo durante 1 hora. Observar 
una coloración que varía del verde azul al azul intenso en función de la 
concentración de amonio. Leer la absorbancia de cada dilución en el 







Una vez obtenida la absorbancia de todas las concentraciones de amonio, 
corregir los valores y mediante regresión lineal con el programa Microsoft Excel 
2007, obtener la ecuación de la recta y el coeficiente de determinación que 
deberá ser mayor a 0,9 para demostrar una dispersión homogénea de los valores 
sobre la recta. 
 
Una vez obtenida la absorbancia de las siete concentraciones de amonio, 
introducir los datos en el programa Microsoft Office Excel 2007 y construir la curva 
patrón de calibración: 
 
Nº tubo NH4 100 (ppm) Absorbancia Absorbancia corregida 
01 0 0,058 0,000 
02 2 0,199 0,141 
03 4 0,311 0,253 
04 6 0,480 0,422 
05 8 0,576 0,518 
06 10 0,619 0,561 












y: representa la absorbancia captada (variable dependiente) 
x: cantidad de amonio en ppm (variable independiente) 













Cuantificación de fósforo solubilizado in vitro 











Como fuente de fosfato se puede usar fosfato bicálcico (1 g/L de fósforo), 
fosfato tricálcico (1 g/L de fósforo) y roca fosfórica (0,2 % de fósforo). 
b. Método colorimétrico del Molibdato para cuantificar fósforo soluble       
(Rodier y Rodi, 2005) 
b.1  Fundamento  
En medio ácido y en presencia de molibdato amónico, los ortofosfatos 
forman un complejo fosfomolíbdico que, reducido por el ácido ascórbico, 
desarrolla una coloración azul susceptible de una determinación colorimétrica 
y cuya aparición se acelera utilizando el catalizador emético, tartrato doble de 
antimonio y potasio. 
 
Componentes g/L       
Glucosa 
Fosfato tricálcico          Ca3(PO4)2 
Sulfato de amonio        (NH4)2SO4 
Cloruro de potasio       (KCl) 
Sulfato de magnesio    (MgSO4.7H2O) 
Sulfato de manganeso (MnSO4.7H2O) 
Sulfato de fierro           (FeSO4.7H2O) 
Cloruro de sodio          (NaCl) 
Extracto de levadura 
Púrpura de bromocresol  
Agar  agar 
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      b.2  Limpieza de los recipientes de vidrio 
Para la limpieza del material de vidrio no utilizar detergentes que 
contengan fosfato. Lavarlos con ácido clorhídrico diluido y enjuagarlos 
cuidadosamente con agua destilada. 
b.3  Reactivos 
 Solución de ácido sulfúrico 5 N 
Ácido sulfúrico  (d=1,8)             14 mL 
Agua destilada hasta enrase             100 mL  
 
 Solución de molibdato amónico 4 %            20 mL 
 
 Solución de ácido ascórbico 
Ácido ascórbico              1,76 g 
Agua destilada hasta enrase             100 mL 
 
 Solución de emético 
Tartrato doble de antimonio y potasio           0,0274 g 
Agua destilada hasta enrase             100 mL 
 
 Reactivo para determinación de ortofosfatos 
Ácido sulfúrico 5 N              40 mL 
Solución de molibdato amónico            12 mL 
Solución de ácido ascórbico             24 mL 
Solución de emético               4 mL 
 
 Solución madre de 0,2 mgL-1 de fósforo 
Fosfato monopotásico previamente desecado  
en estufa a 100 ºC:                                              877 g 
Agua destilada hasta enrase            100 mL 
 
 Solución hija de 2 mgL-1 de fósforo 






b.4  Preparación de la curva de calibración  
Colocar en una serie de matraces aforados de 25 mL: 
Número de matraces T I II III 
Solución salina de fósforo de 2 mgL-1 (mL) 0 1 2 5 
Agua bidestilada (mL) 20 19 18 15 
Reactivo indicador (mL) 4 4 4 4 
Agua destilada hasta enrase (mL) 25 25 25 25 
Correspondencia de fósforo en mgL-1  0 0,1 0,2 0,5 
 
Esperar 20 minutos y efectuar las lecturas en el espectrofotómetro a la 
longitud de onda de 690 nm en cubetas de 10 cm. Construir la curva de 
calibración. Los datos de la absorbancia corregida se analizan mediante 
regresión lineal con el programa Microsoft Excel 2007 para obtener la 
ecuación de la recta y el coeficiente de determinación  que deberá ser mayor 
a 0,9 para demostrar una dispersión homogénea de los valores sobre la recta. 
b.5  Procedimiento para cuantificar fosfatos en la muestra 
Introducir 20  mL de la muestra a analizar en un matraz aforado de 25 mL. 
Añadir 4 mL de reactivo indicador, completar el volumen a 25 mL con agua 
destilada. Esperar 20 minutos y efectuar la lectura en el espectrofotómetro de 
luz visible con una longitud de onda de 690 nm. Tener en cuenta el valor leído 
para el testigo. Obtener los resultados en la curva de calibración. Para una 
muestra de 20 mL la curva indica el contenido de fósforo expresado en 
miligramos por litro. 
Leer la absorbancia de cada dilución a 690 nm 
Nº de tubo Fósforo soluble 
(ppm) 
Absorbancia 
1 0,1 0,077 
2 0,2 0,085 





Una vez obtenida la absorbancia de las tres concentraciones de fosfato 
dicálcico, introducir los datos en el programa Microsoft Office Excel 2007 y 















y: representa la absorbancia captada (variable dependiente) 
x: cantidad de fósforo en ppm (variable independiente) 







y = 0, 0002 + 0,07x 









         ANEXO 4 
 
Potencial  biológico  de  Bacillus  spp.   aisladas   de   Jatropha  curcas  L.   
“piñón blanco” en Lambayeque, 2013 
 
         Bacteria 










Bacillus sp. EH6 13,75 4,48 14,30 
Bacillus sp. EH7 8,75 9,11 0,0 
Bacillus sp. EH11 6,75 0,0 0,0 
Bacillus sp. EH12 12,25 0,0 0,0 
Bacillus sp. EH14 11,50 0,0 12,43 
Bacillus sp. EH22 16,50 0,0 0,0 
Bacillus sp. EH25 9,50 2,41 12,85 
Bacillus sp. EH31 17,50 1,78 0,0 
Bacillus sp. EH33 12,50 3,50 0,0 


















                                                           ANEXO 5 
 
Potencial  biológico de Pseudomonas spp.  aisladas  de  Jatropha  curcas  L. 
“piñón blanco” en Lambayeque, 2013 
  
          Bacteria 










Pseudomonas sp. M23-4 30,50 13,26 1,70 
Pseudomonas sp. M63 10,00 14,09 1,38 
Pseudomonas sp. M74 11,50 14,94 2,27 
Pseudomonas sp. M78-1 4,00 15,98 3,90 
Pseudomonas sp. M78-3 4,00 24,74 6,04 
Pseudomonas sp. M78-4 2,74 0,0 6,01 
Pseudomonas sp. M82 11,25 8,65 6,88 
Pseudomonas sp. M91-6 13,75 8,93 8,67 
Pseudomonas sp. M93-2 30,00 8,89 0,0 
















                                                           ANEXO 6 
 
Potencial biológico de Streptomyces  spp.  aisladas de Jatropha curcas  L.  
“piñón blanco” en Lambayeque, 2013 
 
          Bacteria 










Streptomyces sp. 13 61,50 1,89 0,0 
Streptomyces sp. 40 59,50 2,10 0,0 
Streptomyces sp. 104 63,00 2,04 0,0 
Streptomyces sp. 142 61,75 2,11 16,51 
Streptomyces sp. 156 59,50 2,10 0,0 
Streptomyces sp. 267 66,50 1,49 0,0 
Streptomyces sp. 321 69,75 1,76 14,80 
Streptomyces sp. 343 60,00 2,32 38,75 
Streptomyces sp. 364 48,20 1,73 16,58 















    ANEXO 7 
 
Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” después de la inoculación 




          10 20             30 
  Nº   %     Nº     %  Nº     % 
Testigo agua destilada    1   33,3 2 66,6 2 66,6 
Bacillus sp. EH6    0   0 2 66,6 2 66,6 
Bacillus sp. EH12    0   0 2 66,6 2 66,6 
Bacillus sp. EH14    0   0 2 66,6 2 66,6 
Bacillus sp. EH31    0   0 2 66,6 2 66,6 
Bacillus sp. EH33    0   0 2 66,6 2 66,6 
Bacillus sp. EH34    0   0 2 66,6 1 66,6 
Bacillus sp. EH7    1   33,3 1 33,3 1 33,3 
Bacillus sp. EH22    1   33,3 1                         33,3 1 33,3 
Bacillus sp. EH25    1   33,3 1  33,3 1 33,3 
Bacillus sp. EH11    0   0       1   33,3 1 33,3 
















     ANEXO 8 
 
Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” después de la inoculación 




        10  20              30 
Nº   %    Nº  %    Nº  % 
Pseudomonas sp.M93-3 1 33,3 2 66,6 3 100,0 
Pseudomonas sp.M78-1 0 0 2 66,6 3 100,0 
Pseudomonas sp.M23-4 0 0 1 33,3 2 66,6 
Pseudomonas sp.M82 2 66,6 2 66,6 2 66,6 
Testigo agua destilada 1 33,3 2 66,6 2 66,6 
Pseudomonas sp.M91-6 1 33,3 1 33,3 2 66,6 
Pseudomonas sp.M63 0 0 1 33,3 1 33,3 
Pseudomonas sp.M74 0 0 1 33,3 1 33,3 
Pseudomonas sp.M78-3 1 33,3 1    33,3 1 33,3 
Pseudomonas sp.M78-4 0 0 0       0 1 33,3 
Pseudomonas sp.M93-2 0 0 0       0 1 33,3 















    ANEXO 9 
 
Emergencia de Jatropha curcas L. “piñón blanco” después de la inoculación 




10 20            30 
Nº % Nº % Nº % 
Streptomyces sp. 343 2 66,6 3 100,0 3 100,0 
Streptomyces sp. 321 0 0 2 66,6 3 100,0 
Streptomyces sp. 142 0 0 2 66,6 3 100,0 
Streptomyces sp. 364 0 0 1 33,3 3 100,0 
        Streptomyces sp. 267 2 66,6 2 66,6 2 66,6 
Streptomyces sp. 104 2 66,6 2 66,6 2 66,6 
Testigo agua destilada 1 33,3 2 66,6 2 66,6 
Streptomyces sp. 156 1 33,3 2 66,6 2 66,6 
Streptomyces sp. 40 1 33,3 2 66,6 2 66,6 
Streptomyces sp. 399 1 33,3 1 33,3 2 66,6 
Streptomyces sp. 13 0 0 2 66,6 2 66,6 










    ANEXO 10 
 































Normal - 95% de IC













































Intervalos de confianza de Bonferroni de 95% para Desv.Est.
Estadística de prueba 21.41
Valor P 0.495



















    ANEXO 11 
 
Análisis  de  varianza  de  la  altura  de  Jatropha curcas L.  “piñón blanco”, 
90 días después de la inoculación de rizobacterias nativas en las semillas 
 
Ho = uA1 = uA2 = uA3… uA32 
Ha = Al menos una media es diferente 
 
Fuente de variación        GL        SC           CM         Fc         p         Decisión 
Tratamientos                     31       87,693      2,829    0,57    0,937      Acepta Ho 
Error                                  32      157,667     4,927 
Total                                  63      245,359 
 
